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1) No additions to the fluid                            (Headspace N2/CO2/O2) 
3) + 1mM Nitrate (KNO3) + 1mM Thiosulfate (Na2S2O3) (Headspace N2/CO2) 


















































































































































































































































































 24 hours 48 hours 96 hours  72 hours 144 hours 
(3)-30 9.88x105 5.30x106 5.35x106 (1)-30 1.85x106 3.00x106 
(3)-50 8.06x105 4.75x106 4.59x106    
(5)-30 2.25x106 2.60x106 3.83x106    



























































Fraction # (3)-30-48 (3)-50-48 (5)-30-48 (5)-50-48 (1)-72 Control 
1 0 0 0 0 0 0 
2 0 0 0 0 0 0 
3 0 0 0 0 0 0 
4 0 0 0 0 0 0 
5 0 0 0 0 0 0 
6 0 0 0 0 3.48 2.01 
7 0 0 0 0 3.64 0.26 
8 0 3.52 0 0 0 0 
9 0 0 0.01 6.5 0 0.45 
10 0.52 0 0.52 6.5 6.72 1.36 
11 0.92 4.4 1.72 2.81 6.72 4.13 









EPSILON    
CS 70.60%   
(1)-72h 85.10%   
(1)-144h 69.50%   
 24hours 48hours 96hours 
(3)-30 99.90% 91.40% 90.00% 
(3)-50 97.30% 95.40% 78.30% 
(5)-30 74.90% 93.90% 91.00% 
(5)-50 72.10% 50.40% 57.60% 
    
BACTERIA    
CS 99.00%   
(1)-72h 98.00%   
(1)-144h 96.00%   
 24hours 48hours 96hours 
(3)-30 93.00% 99.00% 98.80% 
(3)-50 90.00% 99.00% n/a 
(5)-30 99.00% 97.00% 95.50% 
(5)-50 100.00% n/a n/a 
    
GAMMA    
CS 7.10%   
(1)-72h 2.00%   
(1)-144h 6.00%   
 24hours 48hours 96hours 
(3)-30 0.00% 0.25% 2.00% 
(3)-50 0.25% 1.00% 3.00% 
(5)-30 
(5)-50 
0.00% 
0.00% 
1.00% 
0.00% 
3.00% 
2.00% 
 
Table 6: Cell Count Percentages.  A minimum of 1000 DAPI cells (and 5 fields) 
were counted for each percentage.  Percentages were calculated by dividing the 
number of positive A488 cells by the total number of DAPI cells in the same field.  
“n/a” stands for filters where the cells were too heavily degraded by the FISH 
process to count accurately. 
 
Bacterial counts not being 100% in some cases suggests the presence of archaeal 
populations in the incubations.  The Crab Spa vent fluid had an initial percentage of 
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gammaproteobacteria at 7.1%, which dropped to uncountable levels after 24 hours.  
Later in every incubation Gammaproteobacterial cells began increasing in number.   
 
Epsilonproteobacteria identified in Total DNA Extracts: 
 
DGGE PCR was performed on each of the total extracts involved in this study 
using the E1f/E2r primer pair developed specifically to target 
Epsilonproteobacteria.  The primer pair was tested with a temperature gradient 
PCR program against Gammaproteobacteria and Betaproteobacteria to determine 
an annealing temperature (62.5C) that would specifically amplify 
Epsilonproteobacteria and not nonspecifically amplify other proteobacteria (data 
not shown).  The Epsilonproteobacterial sequences were amplified from total 
extracts and run on DGGE gels in order to identify the major 16S rRNA sequences of 
Epsilonproteobacterial from individual incubation conditions (Figure 7). 
 
Arcobacter sp. sequences were found in all 30C incubations. Sulfurimonas, 
Sufurospirillum, and Caminibacter sequences appeared in multiple bands within the 
same total extract indicating that more then one representative of each genus could 
be present in these incubations.  Both Sufurospirillum, and Caminibacter were the 
major bands seen in condition (5) at 50C after 48 and after 96 hours of incubation.  
No dominant epsilonproteobacterial band was sequenced from the (3)‐50‐96 
incubation. 
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Figure 7:  Sequenced Epsilonproteobacterial DGGE bands.  Primer pair E1f/E2r 
was used with a touchdown DGGE program described above.  Sequences were 
BLASTed and labels are the nearest classified sequence from the BLAST search >= 
95% identity for >=90% of the sequence. 
 
DGGE 16S rRNA Sequencing: 
 
DGGE gels were made with GC‐clamped PCR products from every fraction of all 
SIP separated incubations: (1)‐72, (3)‐30‐48, (3)‐50‐48, (5)‐30‐48, (5)‐50‐48 
(Figures 8‐12 respectively).  Major bands were excised for sequencing.  The bands 
were labeled on each DGGE image by the nearest classified sequence (as determined 
by the BLAST program) to the actual band sequence.   
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Figure 8: (1)­72 SIP DGGE gel.  Primer pairs GC‐341f/907r were used to generate 
the 16S rDNA PCR products.  Fraction 6 represents the “heaviest” DNA that was 
quantifiable with PicoGreen Assay and fraction 12 represents the “lightest” DNA.  
Labeled bands represent quality sequences with >200 bases of 16S rRNA 
information.  Total Extract is a lane made from PCR products of the (1)‐72 
incubation DNA before it was separated by SIP. 
 
All the bands present in the heavily labeled lane (lane 6) appear to be present in 
the unlabeled lanes (11‐12), and no distinctive pattern of lanes shifting between the 
“heavy” and “light” can be seen.  This may indicate that 72 hours was beyond the 
point at which labeled chemoautotrophic organisms began to die, spilling their 
labeled molecules into the larger incubation pool.  The Arcobacter sp. and 
Sulfurimonas sp. bands in these lanes are very faint in comparison to the bands 
found in Figure 7 using Epsilonproteobacterial specific primers.  Band intensity in 
all of these DGGE images does not represent quantity of DNA or cells present in the 
incubation because the PCR used to create the products was non‐quantitative (Ahn 
et al., 2009).  This means that although Thiomicrospira sp. appears to be the 
brightest band on the gel, it does not mean that it is the predominant organism in 
the incubation (Gammaproteobacteria account for only 2% of (1)‐72 CARD‐FISH cell 
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counts).  Arcobacter sp. and Sulfurimonas sp. represent the only two 
Epsilonproteobacteria in this gel. 
 
 
  
Figure 9: (3)­30­48 SIP DGGE gel.  Primer pairs GC‐341f/907r were used to 
generate the 16S rDNA PCR products.  Fraction 10 represents the “heaviest” DNA 
that was quantifiable with PicoGreen Assay and fraction 12 represents the “lightest” 
DNA.  PicoGreen Assay could not quantify any DNA in fraction 1 (which could 
represent a contamination).  Labeled bands represent quality sequences with >200 
bases of 16S rRNA information.  Total Extract is a lane made from PCR products of 
the (3)‐30‐48 incubation DNA before it was separated by SIP. 
 
This separation appears to be the least pronounced of the SIPs.  Only lanes 12 
and 11 (excluding lane 1 due to it being a probable contamination) showed bands 
capable of being sequenced, and there does not appear to be any pattern in the 
banding from 12 to 11.   
Both (1)‐72 and (3)‐30‐48 DGGEs contained bands of Chlorobi sp. green sulfur 
bacteria (the sequences in the two DGGEs are not identical).  Similar to the (1)‐72 
gel the Arcobacter sp. and Sulfurimonas sp. bands are faint relative to other bands.  
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Arcobacter sp. and Sulfurimonas sp. represent the only two Epsilonproteobacteria in 
this gel. 
 
 
 
Figure 10: (3)­50­48 SIP DGGE gel.  Primer pairs GC‐341f/907r were used to 
generate the 16S rDNA PCR products.  Fraction 8 represents the “heaviest” DNA that 
was quantifiable with PicoGreen Assay and fraction 12 represents the “lightest” 
DNA.  Labeled bands represent quality sequences with >200 bases of 16S rRNA 
information.  Total Extract is a lane made from PCR products of the (3)‐50‐48 
incubation DNA before it was separated by SIP. 
 
The (3)‐50‐48 SIP DGGE shows some banding patterns between the fractions.  
Oceanithermus profundus band appear only in lanes 9 and 10, the Vulcanbacillus 
modesticaldus (a heterotrophic bacteria) band appears clearly visible only in lane 
11, and Hydrogenimonas sp. is a constant band from the “light side” of the gel (lane 
12) to the “heavy side” of the gel (lane 6; also present in lane 4).  Vulcanbacillus 
modesticaldus, Hydrogenimonas sp., Caminibacter profundas, and Oceanithermus 
profundus, all represent thermophilic species with optimum growth temperatures at 
around 55C.  Hydrogenimonas sp. and Caminibacter profundas are the two 
Epsilonproteobacterial sequences in this gel. 
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Figure 11: (5)­30­48 SIP DGGE gel.  Primer pairs GC‐341f/907r were used to 
generate the 16S rDNA PCR products.  Fraction 9 represents the “heaviest” DNA that 
was quantifiable with PicoGreen Assay and fraction 12 represents the “lightest” 
DNA.  Labeled bands represent quality sequences with >200 bases of 16S rRNA 
information.  Total Extract is a lane made from PCR products of the (5)‐30‐48 
incubation DNA before it was separated by SIP. 
 
There is no definite banding pattern in the (5)‐30‐48 gel (with the exception of 
the Delftia sp. band which is most likely a contaminant).  The Arcobacter sp. band, 
which is present in all 30C incubation DGGE gels, is much brighter in this gel than 
in previous ones.  Arcobacter sp. is the only Epsilonproteobacteria present in this 
gel. 
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Figure12: (5)­50­48 SIP DGGE gel.  Primer pairs GC‐341f/907r were used to 
generate the 16S rDNA PCR products.  Fraction 9 represents the “heaviest” DNA that 
was quantifiable with PicoGreen Assay and fraction 12 represents the “lightest” 
DNA.  Labeled bands represent quality sequences with >200 bases of 16S rRNA 
information.  Total Extract is a lane made from PCR products of the (5)‐50‐48 
incubation DNA before it was separated by SIP. 
 
Caminibacter profundus, the only Epsilonproteobacterial sequence in the (5)‐50‐
48 gel, displays a banding pattern that peaks in lane 9 (the “heaviest” fraction 
quantifiable with PicoGreen assay).  This is evidence of a chemoautotrophic 
organism becoming labeled over the course of the incubation.  Desulforvibronales  is 
a subdivision of Deltaproteobacteria classified as sulfate‐reducing bacteria (SRBs).  
Marinitoga is a genus of thermophilic bacteria normally associated with 
hydrothermal vent sites (Postec et al., 2005, 2007). 
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CARD­FISH Microscopy: 
 
Images were taken using the 40x objective lens and overlaid to produce 
composite images of DAPI and A488 fluorescence.  The progression from 24 hours to 
96 hours shows changes in the morphologies, cell quantities, and overall community 
over time (Figures 13‐18). 
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Figure 13:  Epsilonproteobacteria CARD­FISH incubation (1).  Green cells are 
Epsilonproteobacterial cells (DAPI + A488) and Blue cells are non‐
Epsilonproteobacterial cells (DAPI without A488). 
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Figure 14:  Epsilonproteobacteria CARD­FISH incubation (3)­30.  Green cells 
are Epsilonproteobacterial cells (DAPI + A488) and Blue cells are non‐
Epsilonproteobacterial cells (DAPI without A488). 
  34
 
Figure 15:  Epsilonproteobacteria CARD­FISH incubation (3)­50.  Green cells 
are Epsilonproteobacterial cells (DAPI + A488) and Blue cells are non‐
Epsilonproteobacterial cells (DAPI without A488). 
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Figure 16:  Epsilonproteobacteria CARD­FISH incubation (5)­30.  Green cells 
are Epsilonproteobacterial cells (DAPI + A488) and Blue cells are non‐
Epsilonproteobacterial cells (DAPI without A488). 
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Figure 17:  Epsilonproteobacteria CARD­FISH incubation (5)­50.  Green cells 
are Epsilonproteobacterial cells (DAPI + A488) and Blue cells are non‐
Epsilonproteobacterial cells (DAPI without A488). 
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Figure 18:  Gammaproteobacterial CARD­FISH incubation (1)­144.  Green cells 
are Gammaproteobacterial cells (DAPI + A488) and Blue cells are non‐
Gammaproteobacterial cells (DAPI without A488).  (1)‐144 had the largest 
percentage of Gammaproteobacteria of any incubation (6.0%). 
 
The images for (3)‐30‐48 and (3)‐50‐48 show the most obvious changes in 
morphology over time.  Mostly coccoid cells on these 24 hour filters change to a 
variety of large rods, small rods, and elliptical shaped cells at 96 hours.  Clusters of 
cells similar to those in Figure 16 Plate B and Figure 17 Plate B were much more 
common in the 48 hour samples of all conditions then at any other time point.   
 
Phylogenetic Trees: 
 
Two phylogenetic trees were constructed to show the relation between actual 
DGGE band sequences and the nearest classified sequences (as determined by 
BLAST).  Figure 19 shows the major Epsilonproteobacterial sequences from this 
study and Figure 20 shows the green sulfur bacterial sequences. 
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Figure 19:  Epsilonproteobacterial Phylogram.  Branch lengths are proportional 
to the amount of inferred evolutionary change and the pairwise distances follow the 
sequence names.   
 
  
Figure 20:  Green Sulfur Bacteria Phylogram.  Branch lengths are proportional to 
the amount of inferred evolutionary change and the pairwise distances follow the 
sequence names.  
 
Discussion: 
 
The major conclusion of this research is that “Epsilonproteobacteria” are the 
dominant microbial players in the diffuse flow fluid.  The CARD‐FISH data shows 
their numbers at around 70% initially when the fluid is first collected and that 
percentage growing within the first 24 hours in every single incubation condition.  
Epsilonproteobacteria specific primers (E1f/E2r) were able to amplify out all of the 
sequences (in addition to some extras) of epsilon microbes found in the SIP 
separation DGGEs.  The filamentous sulfur observed in all 30C incubations, both 
microaerophillic and anoxic, was indicative at the time of the presence of Arcobacter 
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sp. (Wirsen et al., 2002).  The sequence data show that this was indeed the case and 
lends itself to the possibility that an Arcobacter species could be capable of growth 
under anoxic conditions.  The presence of Hydrogenimonas sp. in incubation 
condition (3) not containing a hydrogen headspace is surprising (Takai et al., 2004).  
However concurrent data gathered with gastight samplers in the Seewald Lab 
onboard the AT15‐38 Atlantis cruise showed the level of H2 gas in the initial fluid 
emanating from Crab Spa to be 3M.   
 
The counterintuitive nature of their seeming to be higher Epsilonproteobacterial 
cell counts than bacterial cell counts can be explained by the particulars of the 
CARD‐FISH process:  some cells disintegrate during the permeabolization or 
hybridization processes especially with higher concentrations of formamide 
(Epsilonproteobacterial = 55% formamide, Bacterial = 35% formamide) and 
therefore are not counted properly if they no longer exist intact on the filter 
(Furukawa et al., 2006).  Therefore CARD‐FISH in complex microbial communities 
sometimes produces skewed results, which cannot be corrected because the nature 
of the disintegrating microorganisms is unknown.  The trends observed by CARD‐
FISH over time are not subject to these affects since theoretically disintegrating cells 
would disintegrate in all filters treated under the same conditions equally.  An 
overall decrease in Epsilonproteobacteria and increase in Gammaproteobacteria 
lead to the conclusion that community succession was an important biological 
process within the incubations. 
 
The observational data also argues for community succession over time.  The 
complete disappearance of flocculent filamentous sulfur after 72 hours and the 
appearance of yellow precipitates after 144 hours (in condition 1) argue for the 
chemical byproducts of one group of organisms creating a new resource for the 
chemical processes of a second group.  Research using in situ growth chambers 
which accidentally acquired temperature gradients during incubation showed the 
same rapid succession amongst vent microorganisms (Reysenbach et al., 2000).  
GeoChip‐based analysis of vents microorganisms at the Juan de Fuca Ridge were 
equally conclusive about the “rapid dynamic succession” in response to changing 
vent conditions over time (Wang et al., 2009).   
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Rapid succession would seriously affect one of the crucial factors in DNA SIP 
experimentation: the length of incubation with 13C label.  Too little time and the 
cellular DNA will not be adequately labeled to perform a clean separation.  Too 
much time and the experimenter runs the risk of cellular turnover producing a cross 
feeding problem which could label all populations.  There is ample evidence that 
cross‐feeding may have played a significant role in the incubations outlined above.  
All 5 SIP separations showed evidence that Bacteroidetes populations had bands 
present in fractions containing the heaviest DNA, and there are no known 
Bacteroidetes capable of chemoautotrophy.  Fimicute and Actinobacteria sequences 
found in heavy fractions also lend credibility to the theory that the incubation 
period was in excess of what was needed to label only chemoautotrophs. 
 
Experimental bacteria DB8 (closely related to Hydrogenimonas sp., Figure 19) is 
likely, based on previous experiments (Takai et al., 2004), to have a doubling time of 
approximately 70 minutes.  Bacteria  E8 (closely related to Caminibacter sp., Figure 
19) could have a doubling time close to 90 minutes (Alain et al., 2002), and bacteria 
E10 (closely related to Nautillia lithitrophica) could have a doubling time of on the 
order of 4 hours (Miroshnichenko et al., 2002).  In an experimental environment of 
30% 13C bicarbonate ion approximately 6‐7 generations would be necessary to 
adequately label DNA, and for all three of the microorganisms listed above that 
would require a total incubation time of 24 hours or less.  Since visible changes in 
the incubations were noticeable at 12 hours it’s reasonable to conclude that future 
experiments using SIP on vent fluids should contain time points within the first 24 
hours. 
 
Recent reviews and studies using DNA Stable Isotope Probing have emphasized 
“experimental timing” as a critical aspect of successful DNA labeling without cross 
feeding (Chen and Murrell, 2010, Webster et al., 2010).  They also point out that a 
critical error in this experiment was the lack of an unlabeled control incubation.  
Despite the fact that hydrothermal fluid of this nature is extremely hard to procure 
in great quantities, a control incubation could be set up in future iterations of this 
experiment containing no 13C label.  This would allow for the examination of a DGGE 
with no “heavy” DNA.  This control would also address another issue pointed out by 
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Buckley et al. (2007); microorganisms have a widely variable G+C content in their 
DNA and 13C SIP is sometimes biased by DNA with >60% G+C content separating out 
in heavier fractions and presenting the illusion of being labeled DNA. 
 
Despite the difficulties encountered with this DNA SIP experiment it is by no 
means a technique that should be abandoned for hydrothermal vent research.  The 
data shows that there was plenty of extracted DNA to perform the procedure several 
times over, and that separation as evidenced by density results (Figure 4) and 
fraction quantification (Figure 5) definitely occurred.  The 13C data indicates that 
labeling of DNA was beyond the necessary threshold of ~5mol 13C/ml fluid (Chen 
and Murrell, 2010).  This leaves only the timing of the experiment to eliminate cross 
feeding as the critical factor when designing a second generation of experiments for 
hydrothermal vent SIP.  Highly successful DNA SIP experiments have involved 
targets which were very specific within their community structure; the search for 
sulfate reducing toluene degraders for example (Winderl et al., 2010).  The search 
for chemoautotrophs in a pool of mixotrophs, heterotrophs and possibly 
photoautotrophs is a more complex task complicated by the fact that sampling is a 
“one‐shot” deal. 
 
The possibility of hydrothermal vent photoautotrophy in this experiment is 
evidenced by the two Chlorobi‐like sequences found in the DGGE gels of condition 
(1)‐72 and (3)‐30‐48 (sequences O5 and YYY16 from Figure 20).  In 2002 White and 
her colleagues postulated and found black body radiation associated with high 
temperature hydrothermal venting.  They called this phenomena geothermal light, 
and classified it as the “thermal radiation due to the high temperature of 
hydrothermal fluid,” however they ended their remarks with the statement that no 
obligate microorganism could harness this very low intensity light.  That was shown 
to be incorrect when Beatty et al. (2005) characterized Chlorobium bathyomarinum, 
an anaerobic obligate photoautotrophic green sulfur bacteria, extracted from the 
hydrothermal vent system at EPR 9N.  The present study has found two 16S rDNA 
sequences which have phylogenetic relatives to green sulfur bacteria but are not 
closely related to the original discovery of Chlorobium bathyomarinum (Figure 20).  
Sequence O5 was found in the (1)‐72 microaerophillic incubation and sequence 
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YYY16 in the (3)‐30‐48 anaerobic incubation.  It is important to note that although 
the water baths containing all of the incubations were partially covered to prevent 
runaway evaporation, that covering was only partial and fluorescent light (which 
was “on” in that portion of the lab 24 hours a day) could penetrate the incubation 
bottles at low levels.  Chlorobium bathyomarinum  was found to be resistant to brief 
aerobic conditions, which helps to understand why a Chlorobi‐like organism might 
thrive in the microaerophillic environment of condition 1.  Depending on the growth 
rates of these organisms it is possible, although the data only suggests this, that 
these green sulfur bacteria were growing on the 13C label and increasing the mass of 
their DNA not through chemoautotrophy, but through photoautotrophy. 
 
There were other unexpected sequences parsed out from DNA SIP DGGE gel 
bands.  Lutibacter litoralis (found in condition (5)‐30‐48) is classified as an aerobic 
heterotroph (condition 5 was designed to be anaerobic) with the incubation 
temperature of 30C being the maximum of its growth tolerances (Choi and Cho, 
2006).  Caldithrix is a genus of strictly anaerobic mixotrophic thermophiles which 
grow optimally at 60C (Miroshnichenko and Bonch‐Osmolovskaya, 2006).  Finding 
this organism growing and apparently labeled in a 30C incubation would not 
necessarily be expected.  Thermus scotoductus at the base of the (3)‐30‐48 gel in 
lane 12 (Figure 9) is an organism originally isolated from African gold mines 
capable of growing on nitrate (nitrate was added to all condition 3 and 5 
incubations), Fe3+, Mn4+, or Sulfur as terminal electron acceptors and capable of 
reducing Cr4+, U4+, and Co3+ (Balkwill et al., 2004).  Above the Thermus scotoductus 
band is Nitrospira, which is a genus of nitrite‐oxidizing bacteria.  A sequence for 
Thioreductor micantisoli (an Epsilonproteobcateria previously described as 
mesophilic with temperature maximums of 42C) was found after 96 hours of 
incubation with hydrogen at 50C (Figure 7) (Nakagawa et al., 2005).  Delftia sp. and 
Geobacillus pallidus were found once during this study in a negative control lane 
(data not shown), and are therefore believed to be contaminating sequences.   
 
Geobacillus pallidus is a strict aerobe with growth temperatures in excess of 30C 
(it was sequenced from the (3)‐30‐48 gel, an anaerobic incubation) and was 
originally isolated from raw sewage (Zhou et al., 2008).   Delftia is a genus of 
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organisms which cannot survive in the marine environment because of the high 
levels of NaCl ions (Wen et al., 1999).  Delftia were associated with the widely 
publicized bacterial contamination of contact lens solutions (Willcox et al., 2010) 
and are also found in pasteurized milk, ice machines, and inside human aneurysms.  
Therefore it is highly unlikely that these organisms exist in hydrothermal fluid. It is 
much more likely that they were laboratory contaminants either from the 
incubations on the ship or from DNA manipulation in the lab at Woods Hole. 
 
The presence of potentially labeled Lutibacter litoralis in an anaerobic 
incubations presents the question of whether there was molecular oxygen present 
in (5)‐30‐48.  Lutibacter was also found in (1)‐72 but that condition was 
microaerophillic and contained oxygen from the start of the incubation.  The three 
major biological pathways of O2 production are from photosynthesis, chlorate 
respiration, and detoxification of reactive oxygen species, none of which are likely to 
have occurred in any of the incubations.  In March of 2010 a fourth way of producing 
molecular oxygen through biological pathways was published by Ettwig et al., and it 
involves oxygenic bacteria involved in the nitrite‐driven anaerobic oxidation of 
methane.  In this new pathway nitric oxide (NO) is converted by an as yet unknown 
enzyme(s) to dinitrogen and molecular oxygen.  The bacteria responsible for this 
process, Methylomirabilis oxyfera, was discovered by metagenomic analysis of 
genomes from ditch sediments.  There is no evidence of this bacteria or any like it 
existing in hydrothermal fluid, but the presence of 12M methane in Crab Spa fluid 
(Seawald Lab gastight samplers), and the addition of 1mM Nitrate (easily converted 
to Nitrite) does make the existence of an oxygenic microorganism in hydrothermal 
fluid plausible. 
 
The apparent “cross‐feeding” 13C labeling of so many cells in the incubations 
presents the possibility of one or more predatory bacteria in the hydrothermal fluid. 
Examination of over 100 CARD‐FISH filters gave no indication of Protist grazers 
within the incubation, but that does not rule out the possibility that bacterial grazers 
were present.  Predatory bacteria species have been classified from Proteobacteria 
(‐, ‐, ‐), Chloroflexi, Bacteroidetes, Actinobacteria, and most recently Flavobacteria 
(Banning et al., 2010).  All of these bacterial groups (exception of Chloroflexi) were 
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found in the sequence space of this experiment.  Sequences of Bacteroidetes and 
Flavobacterial organisms from this research were handed off to Erin Banning, the 
author of the 2010 predatory bacteria paper, and his analysis showed that at least 
three sequences (seqT2, seqP1, seqDB5, data not shown) were somewhat related to 
those in his  study which were proven to be predatory.  The existence of predatory 
bacteria within the incubations would help explain why most all microbial 
populations appear to labeled with 13C after 48 hours.  These bacteria could 
potentially lyse chemoautotrophic cells, spilling their 13C labeled contents into the 
media for heterotrophic consumption.  The fall in cell counts from 48 to 96 hours in 
condition (5)‐50 is also possible evidence for the existence of predatory bacteria.  A 
SIP experiment performed with the predatory bacteria Lysobacter showed that after 
feeding 13C labeled E. coli to the predators, labeled Lysobacter RNA was detectable 
after only one hour of incubation (Lueders et al., 2006). 
 
Choice of PCR primers is important to any experiment relying on DGGE for 
isolation of specific organisms.  In this experiment the primer pair 341f/907r, a 
widely used primer “universal” to bacteria, was used for DNA SIP DGGE gels.  
However the results of those gels do not reflect the numbers of 
Epsilonproteobacteria counted with CARD‐FISH.  This could possibly be due to 
differential amplification, a problem researched by Sipos et al. in 2007.  Their 
experiments showed that even a single mismatch in the primer pair used could have 
an effect that would multiply through the reaction preferentially amplifying 
minority sequences over majority ones.  Using probeMATCH (online DNA probe 
resource) it was possible to calculate the percentage of known sequences that 
would bind exactly to the precise sequence of 341f: 67% of known 
Epsilonproteobacteria, 73% of known Proteobacteria, and 77% of known 
Bacteroidetes.  The Sipos research also showed that annealing temperatures can be 
lowered to the lowest state that excludes non‐specific binding and that will greatly 
decrease the effect of differential amplification (they found that cycle number 
played no part in differential amplification).  One of their concluding thoughts, 
which applies specifically to this research, was that touchdown PCR programs are 
detrimental to representative amplification because they do not follow the rule 
established by their research of lowest annealing temperature possible.  It is highly 
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likely that the apparent lack of strong banding from Epsilonproteobacterial 
sequences and the apparent strength of the Bacteroidetes bands is due to this PCR 
bias.  If Bacteroidetes FISH probes were used to count the actual numbers of these 
bacteria within the incubation conditions it would likely lend more evidence to this 
theory. 
 
Conclusion: 
 
Epsilonproteobacteria (Arcobacter, Caminibacter, Hydogenimonas, Sulfurimonas, 
Sulfurospirillum, Nautillia, and some unclassified geneses) dominate the initial 
stages of diffuse flow vent incubations in cell number and probably 
chemoautotrophically.  DNA Stable Isotope Probing is an investigative method that 
can be successfully used on hydrothermal vent samples with the caveat that timing 
of the experiments is critical, and the possibility of predatory bacteria must be taken 
into consideration.  Further research needs to be done on the green sulfur bacteria 
found at EPR 9 North; the potential implications for the evolution of photosynthetic 
life on the planet are enormous.  DGGEs for experiments such as this one should be 
performed with more than one set of PCR primers in order to ensure that the 
sequence space is being appropriately parsed, and a touchdown PCR program 
should not be used.  The diffuse flow hydrothermal vent fluid is a very complex 
community of organisms which can adapt quickly to changing conditions and 
turnover in rapid succession on the order of hours and not days.  Future 
experiments with this fluid should be conducted on a shorter time scale.  
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